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Os principais alvos da inativação fotodinâmica (PDI) são as estruturas 
bacterianas externas, membrana citoplasmática e parede celular. Neste 
trabalho foi avaliado o efeito das estruturas bacterianas externas na eficiência 
da PDI. Para alcançar este objectivo foram selecionadas 8 bactérias com 
estruturas externas distintas; 4 bactérias de Gram negativo (Escherichia coli, 
com estruturas externas típicas das bactérias de Gram negativo; Aeromonas 
salmonicida, Aeromonas hydrophila ambas com uma camada “S-layer” e 
Rhodopirellula sp., com uma parede celular de natureza proteica com menos 
peptidoglicano e com compartimentalização do citoplasma) e 4 bactérias de 
Gram positivo (Staphylococcus aureus, com estruturas externas típicas das 
bactérias de Gram positivo; Truepera radiovictrix, Deinococcus geothermalis e 
Deinococcus radiodurans, com uma parede celular espessa que lhes confere 
uma coloração de Gram positivo, mas que inclui uma segunda membrana 
complexa com múltiplas camadas e estruturalmente análoga à das bactérias 
Gram-negativas). Os estudos foram realizados na presença de 5,10,15,20-
tetraquis(1-metilpiridínio-4-il)porfirina tetraiodada (Tetra-Py
+
-Me) a 5.0 μM com 
luz branca (40 W m
−2
). A susceptibilidade de cada bactéria à PDI pela porfirina 
selecionada mostrou ser dependente das estruturas externas bacterianas. 
Apesar de todas as bactérias Gram-positivas terem sido inactivadas até aos 
limites de detecção (redução de ∼8 log) após 60-180 min de irradiação, a 
inactivação seguiu padrões distintos. Entre as bactérias de Gram negativo, a 
E. coli foi a única espécie a ser inactivada até ao limite de detecção (∼8 log 
após 180 min). A eficiência de inactivação das duas espécies de Aeromonas 
foi semelhante (redução de ∼5-6 log após 270 min). Rhodopirellula foi a menos 
susceptível (redução de ∼4 log após 270 min). Como observado 
anteriormente, as bactérias de Gram positivo são mais facilmente inativadas 
do que as estirpes de Gram negativo, e isto é também verdade para a T. 
radiovictrix, D. geothermalis and D. radiodurans, que têm uma parece celular 
complexa com várias camadas. Os resultados apoiam a teoria de que as 
estruturas celulares externas são importantes alvos bacterianos da PDI. A 
composição química das estruturas externas tem um efeito maior sobre a 
eficiência da PDI do que a complexidade e o número de camadas do 
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The main targets of photodynamic inactivation (PDI) are the external bacterial 
structures, cytoplasmic membrane and cell wall. In this work it was evaluated 
how the external bacterial structures influence the PDI efficiency. To reach this 
objective 8 bacteria with distinct external structures were selected; 4 Gram-
negative bacteria (Escherichia coli, with typical Gram-negative external 
structures; Aeromonas salmonicida, Aeromonas hydrophila both with an S-
layer and Rhodopirellula sp., with a peptidoglycan-less proteinaceous cell wall 
and with cytoplasm compartmentalization) and 4 Gram-positive bacteria 
(Staphylococcus aureus, with typical Gram-positive external structures; 
Truepera radiovictrix, Deinococcus geothermalis and Deinococcus radiodurans, 
all with thick cell walls that give them Gram-positive stains, but including a 
second complex multilayered membrane and structurally analogous to that of 




Me) at 5.0 μM with white light (40 W m
−2
). The susceptibility of each bacteria to 
PDI by Tetra-Py
+
-Me was dependent on bacteria external structures. Although 
all Gram-positive bacteria were inactivated to the detection limit (reduction of 
∼8 log) after 60-180 min of irradiation, the inactivation followed distinct 
patterns. Among the Gram-negative bacteria, E. coli was the only species to be 
inactivated to the detection limit (∼8 log after 180 min). The efficiency of 
inactivation of the two species of Aeromonas was similar (reduction of ∼5-6 log 
after 270 min). Rhodopirellula was less susceptible (reduction of ∼4 log after 
270 min). As previously observed, the Gram-positive bacteria are more easily 
inactivated than Gram-negative strains, and this is even true for T. radiovictrix, 
D. geothermalis and D. radiodurans, which have a complex multilayered cell 
wall. The results support the theory that the outer cell structures are major 
bacterial targets for PDI. Moreover, the chemical composition of the external 
structures has a stronger effect on PDI efficiency than complexity and the 
number of layers of the external coating, and lipids seem to be an important 
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1.1 Terapia Fotodinâmica 
 
O efeito fotodinâmico foi definido por Tappeiner e Jodlbauer, em 1907,1 como o 
uso de uma fonte de luz (luz visível de comprimento de onda adequado), um agente 
oxidante (oxigénio molecular [3O2]) e um agente intermediário, denominado 
fotossensibilizador (PS), capaz de absorver e transferir a energia da fonte de luz para 
o oxigénio molecular levando à formação de espécies reactivas de oxigénio (ROS) 
altamente citotóxicas (oxigénio singleto [1O2], peróxido de hidrogénio [H2O2], 
superóxido [O2
•-], radical hidroxilo [-OH•-]). Estas espécies reativas induzem stress 
oxidativo nas células e tecidos causando-lhes danos ou levando à sua destruição 
completa.2-8 
A era da fotossensibilização começou em 1900 com um estudante de medicina, 
Oscar Raab, que observou a morte de Paramecium caudatum após exposição à luz na 
presença do corante laranja de acridina. Ele descobriu que a utilização da luz e do 
corante era mais eficaz em conjunto do que utilizando a luz ou o laranja de acridina 
individualmente.9 As primeiras experiências a usar o efeito fotodinâmico foram 
realizadas por Tappeiner e Jesionek, em 1903, em pacientes com doenças 
dermatológicas, através da aplicação de eosina como fotossensibilizador, obtendo 
bons resultados no tratamento da psoríase e cancros de pele.4,9-10 
Décadas mais tarde, a terapia fotodinâmica (PDT), designação normalmente 
dada à terapia fotoquímica do cancro,2 resurgiu com o aparecimento de um agente 
fototerapêutico denominado Photofrin®, um PS designado de 1ª geração amplamente 
usado na PDT clínica. Devido à sua prolongada fototoxicidade cutânea, à baixa 
selectividade para com o tecido tumoral e fraca absorção de luz na região dos 640 nm 
(zona do espectro electromagnético em que os tecidos são mais transparentes à 
penetração da luz)11 foram desenvolvidos fotossensibilizadores de 2ª geração que 
apresentam forte absorvância entre 650-850 nm2,12 e de 3ª geração em que o PS se 
encontra conjugado com anticorpos monoclonados.13 
Desde os anos 90 a terapia fotodinâmica é aplicada na área clínica, tendo sido 
usada com sucesso no tratamento de vários tipos de tumores. No entanto, têm-se 
confirmado as suas potencialidades em outras aplicações como é o caso da 
oftalmologia; no tratamento da degeneração macular da retina causada pela idade,14 
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1.2 Inativação Fotodinâmica Antimicrobiana 
 
Já há muitos séculos que se sabe que muitas doenças são causadas por 
microrganismos e nos últimos 150 anos tem aumentado o conhecimento sobre a forma 
como estas doenças se transmitem. A descoberta dos antibióticos foi um dos maiores 
progressos da medicina pois resultou no tratamento de doenças microbianas 
infeciosas potencialmente mortíferas.6-7 Mas embora se tenha verificado uma redução 
muito grande no impacto destas doenças na saúde humana, o aparecimento de 
mecanismos de resistência contra os medicamentos antimicrobianos convencionais 
anteriormente altamente eficazes veio dificultar o tratamento e erradicação destas 
doenças. Uma mutação que permita ao microrganismo sobreviver na presença de um 
antibiótico depressa se torna predominante na população microbiana pois as bactérias 
replicam-se muito rapidamente.5-8 Para além disso, os antibióticos tiveram um uso 
generalizado e, muitas vezes, foram prescritos inapropriada e exageradamente e os 
pacientes não completavam os tratamentos, pelo que o problema se agravou.18 A 
bactéria de Gram positivo Staphylococcus aureus, resistente à meticilina, mostrou 
capacidade de adquirir resistência contra todos os antibióticos β-lactâmicos. Devido ao 
seu mecanismo de ação sobre a parede celular, a vancomicina (antibiótico 
glicopeptídico) permaneceu como antibiótico de último recurso para bactérias de Gram 
positivo multi-resistentes.19 Anos mais tarde, a S. aureus e os enterococci mostraram 
ser resistentes à vancomicina o que causa bastante preocupação actualmente, 
principalmente em ambientes de risco como os hospitais.19-20 
Com o aumento da resistência aos antibióticos entre microrganismos 
patogénicos tornou-se imperativo o desenvolvimento de novos agentes e medidas 
terapêuticas que fossem mais eficientes, de baixo custo e para as quais 
hipoteticamente não se desenvolvessem resistências tão facilmente.4-7,21 A terapia 
fotodinâmica antimicrobiana (aPDT) surge como uma alternativa promissora para 
inativar células microbianas patogénicas6,21 e já mostrou ser eficaz in vitro contra 
bactérias (incluindo estirpes multirresistentes), fungos, vírus e protozoários.4,22-27 Esta 
terapia segue o mesmo princípio da terapia fotodinâmica e combina a ação de três 
elementos: um agente fotossensibilizador (PS), uma fonte de luz de comprimento de 
onda adequado e oxigénio molecular (O2).
3,4,7,8 
Contrastando com o que acontece com a PDT para o cancro, onde o 
fotossensibilizador é normalmente injetado na corrente sanguínea e se acumula no 
tumor, na aPDT para infeções localizadas a administração do PS é realizada 
localmente na área afetada, quer seja por aplicação tópica, instilação, injeção 
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intersticial ou por aerossóis.5,28 As principais características da aPDT que a tornaram 
numa terapia tão promissora são: (i) amplo espectro de acção, já que o PS actua em 
bactérias, fungos, vírus e protozoários parasitas, (ii) eficácia independente da 
resistência a antibióticos, (iii) possibilidade de desenvolver protocolos de PDI que 
levam a uma redução da população do agente patogénico com poucos danos no 
tecido do hospedeiro, (iv) inexistência de indução de estirpes fotorresistêntes após 
vários tratamentos, (v) pequena probabilidade de promover o aparecimento de 
mutagenicidade, (vi) disponibilidade de formulações que permitam um fornecimento 
rápido e específico do PS à área infetada, (vii) uso de fontes de luz de baixo custo 
para a ativação do agente fotossensibilizador.8  
Atualmente a principal aplicação da aPDT é na área clínica onde é usada para 
a esterilização de sangue e seus componentes, como medida de prevenção de 
contaminações virais.4 Várias investigações têm sido levadas a cabo para a sua 
aplicação na área ambiental mostrando a sua eficácia na destruição de bactérias 
fecais, endósporos e vírus em águas ambientais.22,25-27,29-31 Esta abordagem tem sido 
considerada com grande potencial no tratamento de águas residuais, na desinfeção de 




 Os fotossensibilizadores (PS) são normalmente moléculas aromáticas que são 
eficazes na formação de estados excitados tripleto de longa vida. Quando estas 
moléculas absorvem luz de uma certa energia podem sofrer uma transição electrónica 
para o estado excitado singleto.4 Dependendo da estrutura e do ambiente molecular, a 
molécula pode então perder a sua energia, por processos físicos ou electrónicos, 
voltando assim ao estado fundamental, ou pode sofrer uma transição para o estado 
excitado tripleto.4,5 Neste estado de excitação a molécula pode reagir segundo dois 
mecanismos, tipo I e tipo II. 
 Um agente fotossensibilizador com características para ser usado em aPDT 
deve apresentar elevado rendimento quântico para a formação de estados tripleto e de 
espécies citotóxicas de oxigénio.8 Outras características de um bom PS incluem: (i) 
boa capacidade de absorção no comprimento de onda da região do espectro em que a 
fonte de luz emite, (ii) boa eficiência para produzir ROS e fotoestabilidade, (iii) 
apresentar um mecanismo de inativação celular que torne mínimo o risco de 
desenvolvimento de estirpes resistentes e de processos mutagénicos.7 
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 Diferentes classes químicas de PS positivamente carregados foram testadas 
com sucesso contra bactérias de Gram (+) e de Gram (-), incluindo fenotiazinas, 
ftalocianinas e porfirinas.4,24 As porfirinas são o PS mais utilizado na aPDT, sendo 
compostas por quatro subunidades de tipo pirrólico ligadas entre si por quatro pontes 
metínicas, formando um macrociclo tetrapirrólico. 
Estes macrociclos são pigmentos que ocorrem naturalmente e que estão 
envolvidos em processos biológicos como a respiração, a fotossíntese, cadeias 
transportadoras de electrões, ações enzimáticas e processos de desintoxicação.32 O 
grupo heme é um exemplo de porfirina que contém no seu interior um átomo de ferro e 
pode ser encontrado em proteínas como a hemoglobina e a mioglobina, sendo 
responsável pelo transporte de oxigénio na corrente sanguínea, e em citocromos onde 
participa na transferência de electrões e na produção de energia da célula. Outro 
exemplo é a clorofila, molécula vital para a fotossíntese nas plantas. 
As porfirinas podem então ser divididas em dois grupos: macrociclos de origem 
natural e seus derivados modificados e derivados tetrapirrólicos sintéticos, que se 
podem apresentar na forma neutra, catiónica ou aniónica. Estas porfirinas sintéticas 
podem ser transformadas em entidades catiónicas através da inserção de substituintes 
positivamente carregados nas posições periféricas do macrociclo tetrapirrólico 
(posições meso), o que pode afectar em grande medida a cinética e o grau de ligação 
com a célula microbiana.8 As porfirinas meso-tetra-arilssubstituídas são o tipo de PS 
de eleição na inativação de microrganismos patogénicos.28 
  
 
1.2.2 Mecanismo de Fotoinativação 
O mecanismo de fotoinativação inicia-se com a absorção de um fotão de luz 
pelo PS, o que acontece se o máximo de absorção da porfirina for igual ao 
comprimento de onda da radiação incidente. A energia da luz absorvida pelo 
fotossensibilizador origina uma excitação da porfirina do estado fundamental singleto 
(S0) para um estado excitado singleto (S1) extremamente instável e de tempo de vida 
muito curto.4 O PS excitado pode voltar ao estado fundamental, quer seja por 
fluorescência quer seja por conversão interna, perdendo energia soba forma de calor, 
ou pode passar ao estado excitado tripleto (T1) com um tempo de vida mais longo. 
Uma vez no estado tripleto, o PS pode reagir segundo dois tipos de reação oxidativa, 
conhecidos como mecanismo de tipo I e tipo II (Fig. 1), sendo o mecanismo de tipo II 
predominante em relação ao de tipo I para o grupo das porfirinas. 
 




Fig 1 - Mecanismo de tipo I e tipo II.
17 
 
No mecanismo de tipo I o PS no estado tripleto reage diretamente com as 
moléculas que lhe estão próximas, por processos de transferência de electrões, 
formando iões radicais que podem reagir com o oxigénio molecular (O2) e produzir 
espécies citotóxicas (tais como o radical superóxido e/ou hidróxilo) que originam 
reações em cadeia de radicais livres.33 O mecanismo de tipo II envolve a transferência 
de energia do PS no estado tripleto para o oxigénio molecular (tripleto - 3O2) 
produzindo estados excitados de oxigénio singleto (1O2) que é muito reativo e interage 
eficientemente com várias biomoléculas, tais como proteínas, ácidos nucleicos e 
lípidos.4-6,9,34 Ambos os processos levam portanto à formação de espécies reactivas de 
oxigénio (ROS – oxigénio singleto e radicais livres), capazes de alterar 
irreversivelmente componentes vitais das células, causando danos oxidativos letais no 
alvo biológico.6 
Durante este processo o PS não é destruído e pode voltar ao estado 
fundamental sem que seja quimicamente alterado. Assim o PS mantém-se activo e 
repete o processo de transferência de energia várias vezes. Uma vez que é 
regenerado, podem-se formar várias moléculas de oxigénio singleto a partir da mesma 
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1.3 Inativação Fotodinâmica de Bactérias Através de Porfirinas 
 
A aPDT emergiu como alternativa para o problema das bactérias multi-
resistentes, tendo sido realizados vários estudos para avaliar os fatores que 
influenciam o efeito fotodinâmico:4 tipo de célula bacteriana, fotossensibilizador 
utilizado e fonte de luz. 
Várias classes de PS têm sido testadas com sucesso como agentes 
fotoinativadores contra bactérias Gram (+) e Gram (-). Devido às suas interessantes 
propriedades físicas e químicas, os derivados porfirinicos provaram ser um bom PS 
para a aPDT,35 principalmente na área clínica. 
Para além das aplicações clínicas, as porfirinas começaram a ser utilizadas na 
área ambiental apresentando um enorme potencial nomeadamente na desinfeção de 
águas, no tratamento de águas residuais e em piscicultura.22,25,28 Para um uso 
sustentável desta técnica a nível ambiental devem ser considerados vários aspectos: 
(i) a possibilidade de remoção do PS após o tratamento por aPDT de forma a 
recuperá-lo e reutilizá-lo, impedindo também a sua libertação para o meio ambiente, 
(ii) a estabilidade do PS sob as condições e fonte de irradiação, (iii) a toxicidade do PS 
para os organismos, tendo em atenção o impacto desta terapia nas comunidades de 
microrganismos naturais não-patogénicos.6,22,23 
O padrão de susceptibilidade de bactérias de Gram (+) e Gram (-) à aPDT tem 
sido estudado com vários PS mostrando que estas reagem de forma diferente à 
fotoinativação. No geral, as bactérias de Gram (-) apresentam uma menor 
sensibilidade à aPDT do que as de Gram (+) pois apresentaram menor permeabilidade 
membranar.5 No entanto, é possível utilizar substâncias (tais como CaCl2, EDTA ou 
PMBN – polymixin B nonapeptide) que alteram a consistência da membrana externa e 
aumentam a sua permeabilidade, provocando a destabilização dos constituintes da 
parede celular e permitindo a passagem do PS para o interior da célula.7,8,36-38 
Outra forma de facilitar a inactivação eficiente de bactérias de Gram (-) é 
utilizando PS catiónicos que interagem com os componentes da membrana externa, 
auxiliando a ligação do PS à célula bacteriana.24-25,39-41 As porfirinas catiónicas 
mostraram ser mais eficientes tanto na fotoinativação de bactérias de Gram (-) como 
de Gram (+) do que os derivados neutros e aniónicos22 Vários estudos demonstraram 
que os derivados de porfirinas catiónicas são capazes de induzir a PI de bactérias de 
Gram (+) e Gram (-)7,24,25,38-40 e alguns deles compararam a eficiência de porfirinas 
sintéticas catiónicas meso-substituídas com diferente distribuição de carga (tetra-, tri-, 
di- ou monocatiónicas).24,40-42 Os resultados não são, no entanto, concensuais pois 
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Merchat, Bertolini et al.40 mostraram que porfirinas tetracatiónicas são um PS eficiente 
tanto contra bactérias Gram (+) como Gram (-) sob luz visível e, posteriormente, 
Merchat et al.24 e Banfi et al.39 verificaram que algumas porfirinas di- e tricatiónicas 
eram mais eficientes que as tetracatiónicas tanto contra estirpes Gram (+) como duas 
estirpes Gram (-). Recentemente Lazzeri et al.41 testaram uma porfirina dicatiónica e 
duas tricatiónicas com grupos trifluorometilo que se revelaram PS eficazes contra E. 
coli. 
Alves et al.23 compararam também um conjunto de derivados porfirinicos mono- 
di-, tri- e tetra-catiónicos contra Enterococcus faecalis e Escherichia coli e concluíram 
que as porfirinas com três e quatro cargas eram mais eficientes contra as duas 
estirpes. Para além disso, testaram a distribuição das cargas dos grupos periféricos e 
a natureza dos grupos meso-substituíntes mostrando que estes factores alteram o 
caráter anfifílico das porfirinas, podendo aumentar a afinidade do PS para a célula 
bacteriana e, consequentemente, a eficiência da fotoinativação.23 
Lopes et al42 testaram cinco porfirinas mono-, di-, tri- e tetra-catiónicos em E. 
coli para avaliar se os fosfolípidos eram afetados após a PDT pelo número e posição 
das cargas na porfirina. Para além disso, consideraram a possibilidade de verificar se 
a eficiência do PS se refletia na oxidação dos fosfolípidos. Os resultados mostraram 
que todos os PS testados afectaram os lípidos da membrana da E. coli e confirmaram 
que ocorreu a foto-oxidação dos fosfolípidos após irradiação, e que os perfis de 
oxidação dos fosfolípidos acompanharam a eficiência da inativação.42 Tal como em 
estudos anteriores, Lopes et al demonstraram que o número e posição das cargas no 
PS influência o processo de aPDT já que as porfirinas com três e quatro cargas 
mostraram ser mais eficazes na fotoinativação da E. coli. Mostraram ainda a 
relevância dos lípidos da membrana celular como alvos da fotossensibilização com 
porfirinas catiónicas.42 
Já foi demonstrado que a fotossensibilidade das bactérias é afectada pelo seu 
estado fisiológico uma vez que as células na sua fase logarítmica de crescimento são 
consideravelmente mais susceptíveis à PI do que na fase estacionária.4,8 Para além 
disso, a densidade celular também afeta o processo de PI uma vez que as células 
competem para se ligarem ao PS disponível assim como para reagirem com as 
espécies citotóxicas geradas.44 Por último, o aumento da concentração do PS também 
aumenta a velocidade de inativação, isto até se atingir o ponto de saturação do PS a 
partir do qual o processo não apresentará maior taxa de inactivação.28 
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1.3.1 Fotoinativação de Bactérias de Gram negativo 
Como referido anteriormente as bactérias de Gram (-) são menos suscetíveis à 
aPDT por porfirinas, sendo mesmo resistentes à ação de porfirinas neutras ou 
carregadas negativamente.24,36,40,45 Esta resistência deve-se à presença de uma 
membrana externa altamente organizada, composta por duas camadas lipídicas, que 
dificulta a interação do PS com a membrana citoplasmática e impede a passagem das 
espécies reativas de oxigénio por ele geradas.40,41 
Alves et al23 comparou a eficiência de sete porfirinas catiónicas (Fig. 2) com 
diferentes grupos meso-substituintes, número de cargas e distribuição das cargas na 
inativação de E. coli, bactéria de Gram (-) típica. Os resultados obtidos estão 
sumarizados na tabela seguinte (Tabela 1). 
 
 
Fig 2 - Estruturas dos sete derivados de porfirinas catiónicas utilizados por Alves et al 
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Tabela 1 - Resultados obtidos por Alves et al na inativação de E. coli.
23
 
PS Usado Concentração (µM) Redução (log 10) 







0.5  ~1  64.8 
1.0  ~3  64.8  




0.5  ~4  64.8 
1.0  7  64.8  




0.5  ~4.5 64.8  
1.0  ~5  64.8  




0.5  0 64.8  
1.0  ~1.5  64.8 




0.5  2.4  64.8  
1.0  ~3  64.8  




0.5  ~0.5 64.8  
1.0  ~3 64.8  




0.5  0 64.8  
1.0  ~0.5 64.8 
5.0  3.28 64.8  
 
Os PS mais eficazes contra E. coli foram os tricatiónicos Tri-Py+-Me-PF e Tri-
Py+-Me-CO2Me que causaram uma redução de mais de 7 log na máxima concentração 
(5.0 µM) e com tempos de incidência de luz mais curtos. A porfirina tetracatiónica 
também se mostrou eficaz na máxima concentração (redução de 7.5 log) embora com 
uma maior fluência de luz. 
  
 
1.3.2 Fotoinativação de Bactérias de Gram positivo 
  A maior susceptibilidade das bactérias de Gram (+) à PDI deve-se à espessa 
camada de peptidoglicano. Esta parede celular exibe um grau relativamente alto de 
porosidade não atuando como barreira de permeabilidade para a maioria dos PS.8  
Tal como para a E. coli, Alves et al23 testou Enterococcus faecalis sob as 
mesmas condições. Os resultados são apresentados a seguir (Tabela 2). 
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Tabela 2 - Resultados obtidos por Alves et al na inativação de E. faecalis.
23 
PS Usado Concentração (µM) Redução (log10) 







0.5  5.07   64.8 
1.0  7.33  64.8  




0.5  ~6.8 14.4  
1.0  ~6.8 14.4  




0.5  ~7  42.5  
1.0  ~7  21.6  




0.5  ~5  64.8 
1.0  ~6.5 64.8 




0.5  7.03 64.8  
1.0  7.03  42.5 




0.5  0.88  64.8  
1.0  ~3.5 64.8  




0.5  ~7  64.8  
1.0  ~7  64.8  
5.0  ~7  64.8  
 
Como se pode ver pela tabela acima, as três porfirinas tricatiónicas e a porfirina 
tetracatiónica foram o PS mais eficaz contra E. faecalis com redução de ~7 log para a 
concentração mais alta (5.0 µM) num menor tempo de incidência de luz. No entanto, 
todas as porfirinas deste estudo foram eficazes contra E. faecalis.23 
  
 
1.4 Alvos Bacterianos da Inativação Fotodinâmica 
 
 Os principais alvos da atividade fotodinâmica são as estruturas bacterianas 
externas, a parede celular e a membrana celular.28 Os danos nas estruturas 
microbianas externas podem envolver perda do conteúdo celular ou inativação de 
sistemas de transporte de membrana e de enzimas.5,6,28,46,47 Os danos nos ácidos 
nucleicos não são o principal mecanismo da inativação fotodinâmica bacteriana.28,48 
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1.4.1 Ácido Nucleico 
 Várias experiências mostraram que o tratamento de bactérias com vários PS e 
fontes de luz levam a danos no DNA, tanto em cadeias simples como em cadeias 
duplas e tanto em Gram (+) como Gram (-).5,49,50 Há algumas evidências de que os PS 
que mais facilmente se conseguem intercalar no DNA de cadeia dupla mais facilmente 
provocam danos, sendo que os resíduos de guanina são os mais facilmente 
oxidados.5 Estes danos produzidos nas cadeias de DNA podem eventualmente ser 
reparados por vários sistemas de reparação de DNA.51 No entanto, vários autores 
concluíram que apesar de ocorrerem danos no DNA, esta pode não ser a principal 
causa de morte das células bacterianas.5,6,52 Um argumento que o comprova é que o 
Deinococcus radiodurans, bactéria conhecida por ter um eficiente mecanismo de 
reparação do DNA, é facilmente inactivado pela aPDT.6,53 
 Para além do DNA, já foram detectados danos ao nível do RNA extraído de E. 
coli após tratamento com peróxido de hidrogéneo.48 Vários factores são descritos 
como possíveis intervenientes na acção fotodinâmica das porfirinas sobre os ácidos 
nucleicos bacterianos: (i) Estrutura do PS, (ii) mecanismo de acção do PS (tipo I e/ou 
tipo II), (iii) localização celular do PS, (iv) ligação do PS à célula bacteriana, (v) 
concentração do PS, (vi) dose de luz e (vii) estirpe bacteriana.48 
 
1.4.2 Estruturas Externas 
 A parede e as membranas celulares são o principal alvo da inativação 
fotodinâmica. Uma adesão específica e adequada do PS a estas estruturas é 
normalmente considerada suficiente para a destruição da célula alvo. Assim, as 
células não têm hipótese de desenvolver resistência, seja interrompendo o uptake ou 
aumentando a desintoxicação metabólica através do transporte das subtâncias tóxicas 
para o exterior da célula.6,21 
 
1.4.2.1 Membrana Citoplasmática 
 Valduga et al54 apontaram os danos nas proteínas, tanto da membrana externa 
como da membrana citoplasmática, como um importante efeito da fotossensibilização 
da E. coli. As alterações das proteínas da membrana externa são bastante selectivas: 
enquanto que algumas mantêm uma parte da sua atividade, outras perdem 
completamente a sua atividade e outras não são significativamente afectadas. De 
qualquer forma tais modificações da membrana externa podem causar um aumento da 
permeabilidade das células às porfirinas usadas na fotoinativação.54 As proteínas da 
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membrana citoplásmica são também danificadas pela fotoinativação com um certo 
grau de seletividade.54 
 
1.4.2.2 Parede Celular 
A principal diferença entre as bactérias de Gram (+) e Gram (-) reside na 
diferente constituição da parede celular (Fig 3). Enquanto as bactérias Gram (+) têm 
uma densa camada de peptidoglicano, composto por várias camadas individuais e 
homogéneas de peptidoglicano que envolvem a membrana celular, as bactérias Gram 
(-) têm apenas uma fina camada de peptidoglicano à volta da membrana celular que é 
depois circunscrita por uma membrana externa adicional, com uma estrutura lipídica 
assimétrica, composta por fosfolípidos, lipossacarídeos negativamente carregados e 
lipoproteínas ligadas ao peptidoglicano e grandes proteínas com função de 
purinas.8,17,55,56 As porinas estão presentes em pequena quantidade e são 
responsáveis por restringir a penetração de várias subtâncias, tais como 
antibióticos.55,56 
Esta membrana externa é o que verdadeiramente distingue os dois tipos de 
bactérias pois actua eficazmente como uma barreira de permeabilidade à passagem 
de substâncias de elevado peso molecular (tais como proteínas) para o interior da 
célula, embora seja permeável a moléculas de menores dimensões como péptidos e 
monossacarídeos. Esta permeabilidade seletiva da membrana refere-se também à 
carga eléctrica dos compostos que a podem transpor.5,8 A carga positiva na molécula 
do PS promove uma forte interacção electroestática com os locais negativamente 
carregados da superfície externa das células bacterianas, aumentando a eficiência da 
aPDT.23 




Fig 3 – Representação esquemática das diferenças na estrutura da membrana citoplasmática e da 




Arrojado et al57 utilizaram uma porfirina tri-catiónica para avaliar a aplicabilidade 
da aPDT na inativação de oito bactérias patogénicas de peixes em aquaculturas. A 
porfirina Tri-Py+-Me-PF foi eficaz contra todas as bactérias selecionadas (tanto as 
Gram (+) como as Gram (-)) causando, na maioria dos casos, a inativação até ao limite 
de deteção.57 A única excepção foi a bactéria de Gram negativo Aeromonas 
salmonicida que ao fim de 270 min de exposição à luz, cerca de 1 log das células 
sobreviveu. Esta menor eficiência da aPDT pode ser justificada pela presença, nesta 
bactéria, de uma “S-layer” composta por unidades de proteína A com um arranjo 
tetragonal e contínuo sobre a superfície da célula.57-59 Os diferentes perfis de 
inativação entra as outras bactérias de Gram negativo também podem ser associadas 
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uma fina camada de peptidoglicano e uma membrana externa, a composição desta 
membrana varia entre as bactérias.57 
  
 
1.5 Objetivo do trabalho 
 
O efeito das características externas invulgares de bactérias de Gram positivo 
e de Gram negativo na eficiência da fotoinativação ainda não é conhecido. O objectivo 
deste estudo foi avaliar como é que estas estruturas externas influenciam a eficiência 
da aPDT usando a porfirina tetracatiónica 5,10,15,20-tetraquis(1-metilpiridínio-4-
il)porfirina tetraiodada (Tetra-Py+-Me), um PS padrão bem conhecido, a 5.0 μM sob luz 
branca artificial.26,27,57,60-62 Para alcançar este objectivo, foram selecionadas oito 
bactérias com estruturas externas distintas: quatro bactérias de Gram negativo 
(Escherichia coli, Aeromonas salmonicida, Aeromonas hydrophila e Rhodopirellula sp.) 
e quatro bactérias de Gram positivo (Staphylococcus aureus, Truepera radiovictrix, 
Deinococcus geothermalis e Deinococcus radiodurans). Estas bactérias foram 
submetidas a aPDT e a cinética de inativação foi estudada. 
Das bactérias utilizadas neste estudo, a E. coli apresenta uma estrutura 
externa típica das Gram (-) constituída por duas camadas. A parede externa apresenta 
uma membrana adicional, externamente à rede de peptidoglicano, com uma 
composição muito heterogénea que inclui proteínas com função de purinas, 
lipopolissacarídeos e lipoproteínas que conferem à superfície externa uma carga 
negativa quase contínua.8 Este sistema altamente organizado inibe a penetração de 
elementos humorais e celulares de defesa do hospedeiro e desencadeia mecanismos 
de resistência contra vários antibióticos, normalmente eficazes contra bactérias de 
Gram (+).8,63 
Outras bactérias de Gram (-) estudadas foram as do género Aeromonas: A. 
salmonicida e A. hydrophila que apresentam uma “S-layer” (Fig. 4) que cobre a 
totalidade da célula, sendo a sua componente mais externa. Esta camada de duas 
dimensões consiste numa matriz paracristalina tetragonal regularmente ordenada 
composta por uma única espécie de proteínas – a proteína A.58,59 A “S-layer” foi 
identificada na superfície de um grande número de espécies bacterianas mas, na 
maioria dos casos, a sua função é desconhecida. Foi proposto que a “S-layer” pode 
desempenhar um papel na determinação da forma, como uma barreira de 
permeabilidade e na proteção da célula contra proteases e agentes ambientais 
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nocivos.59 Para além disso, fornece proteção constitutiva contra a morte oxidativa pelo 
que pode ser o primeiro factor a determinar a sobrevivência do género Aeromonas.58 
 
 




Foi também alvo deste estudo a bactéria Rhodopirellula sp., uma Gram (-) do 
filo Planctomycetes com propriedades morfológicas únicas. A parede celular dos 
Planctomycetes não contém peptidoglicano como polímero estrutural principal e, em 
vez disso, é composta por proteínas.65,66 Esta parede celular exibe estruturas 
crateriformes, pequenas fossas que aparecem como regiões circulares eléctron-
densas.65 No entanto, a característica morfológica mais impressionante dos 
Planctomycetes é a sua compartimentalização. O citoplasma é dividido por uma 
membrana intracitoplasmática simples que separa o parifoplasma periférico sem 
ribossomas do riboplasma interno com ribossomas. O DNA dos Planctomycetes é 
altamente condensado e forma um nucleóide fibrilar dentro do riboplasma.65,66 
O Staphylococcus aureus, também estudado neste trabalho, apresenta uma 
estrutura externa típica das Gram (+) com uma única camada. A parde externa contém 
mais de 100 camadas de peptidoglicano que estão intimamente associadas com 
ácidos lipoteicóicos e teicurónicos negativamente carregados. Esta parede apresenta 
um grau relativamente alto de porosidade pois permite a passagem de várias 
macromoléculas para a membrana plasmática interna.8 
Para além do S. aureus foram também estudadas outras bactérias de Gram (+) 
tais como Truepera radiovictrix, Deinococcus geothermalis e Deinococcus radiodurans. 
Estas bactérias apresentam uma parede celular espessa que lhes confere 
comportamento Gram (+) mas possuem também uma segunda membrana complexa 
composta por várias camadas o que as torna estruturalmente próximas das bactérias 
Gram (-). A T. radiovictrix mostra uma membrana citoplasmática simétrica de três 
camadas e uma parede celular com três camadas distintas: a camada mais interna 
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(L1) aparece como uma camada fina eléctron-densa; a camada mais externa (L3) é 
uma camada espessa eléctron-densa homogénea excepto no que toca à sua 
superfície irregular; e entre estas duas, há uma camada transparente com material 
fibrilar (L2). É também visível um espaço periplásmico entre a membrana 
citoplasmática e a camada L1 da parede celular.67 Foram feitas tentativas para detetar 
e identificar o tipo de peptidoglicano, mas sem sucesso. Quanto aos lípidos polares 
consistem de uma complexa mistura de glicolípidos e fosfolípidos.67 
D. geothermalis possui uma membrana citoplasmática assimétrica de três 
camadas rodeada por uma parede celular com uma camada mais interna altamente 
eléctron-densa e uma superfície externa enrugada.68 
O revestimento celular de D. radiodurans consiste de, pelo menos cinco 
camadas: a membrana citoplasmática; uma camada rígida e relativamente espessa de 
peptidoglicano com perfurações; uma camada compartimentalizada; a camada interior 
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Antimicrobial photodynamic inactivation (PDI) has recently been used to 
inactivate efficiently microorganisms; this approach can help address the increasing 
problem of conventional microbial therapies associated with resistance against 
antibiotics and the concern about their spreading into the environment. The PDI 
procedure combines a photosensitizer (PS), light and oxygen leading to the formation 
of cytotoxic species (singlet oxygen and free radicals) that destroy these 
microorganisms. This technique has been shown to be effective in vitro against 
bacteria (including drug-resistant strains), yeasts, viruses and protozoa.22,23,28,71 
In spite of the multi-target nature of PDI it is generally accepted that the main 
targets in bacteria are the external structures, cytoplasmic membrane and cell walls5-
72,73 and not the nucleic acids.5,48,52,54 The damages to the external microbial structures 
can involve leakage of cellular contents or inactivation of membrane transport systems 
and enzymes.46,47 
  Assuming that the main targets of PDI in microorganisms are the external 
structures, the photosensitizer (PS) does not need to reach the intracellular 
compartment since specific and proper adhesion to those structures is adequate for its 
lightactivated destruction. As a consequence, the probability of resistance development 
in target organisms by blocking uptake, increasing metabolic detoxification or 
increasing the export of the drug is minimal.21 All studies that tested the possible 
development of microbial resistance to PDI proved that, as first hypothesized, 
microorganisms are not able to develop resistance.6,74,75 
A pattern of PDI susceptibility of Gram-positive and Gramnegative bacteria has 
long been reported. Neutral and anionic PS can efficiently destroy Gram-positive 
bacteria because their cell wall is easily crossed by all types of PSs. However, these 
PSs are inefficient against Gram-negative bacteria.38,76 Nevertheless, many neutral and 
anionic PSs can become effective against Gram-negative bacteria if they are co-
administrated with the outer membrane disrupting agents such as CaCl2, EDTA or 
polymixin B nonapeptide which are able to promote electrostatic repulsion with 
destabilization of the cell Wall constituents.7,36,37,77 A direct and efficient inactivation of 
Gramnegative bacteria can be achieved with cationic PSs which interact with the 
constituents of the outer membrane of the cell wall, facilitating cell binding.24,25,38-40  
Most of the Gram-positive bacteria have cell walls constituted by peptidoglycan 
layers, intimately closely associated with lipoteichoic and negatively charged 
teichuronic acids, which display a relatively high degree of porosity. Macromolecules 
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with a molecular weight of 30 000-60 000 (glycopeptides and polysaccharides) can 
readily diffuse to the cytoplasmic membrane, which does not act as a permeability 
barrier for the most commonly used PS,78 for which molecular weights generally do not 
exceed 1500-1800 Da.8 In contrast, most of the Gram-negative bacteria contain an 
additional highly organized outer membrane in the cell wall, located externally to the 
peptidoglycan layer. The outer membrane shows an asymmetric structure composed of 
strong negatively charged lipopolysaccharides (LPS), phospholipids, lipoproteins and 
proteins with porin function.17 Such a highly organized structure excludes the 
penetration of several classes of molecules, but hydrophilic 600-700 Da molecules can 
still diffuse through the porin channel.63 However, important diferences between the 
photoinactivation profiles within sets of Gram-positive79-81 or Gram-negative 
bacteria39,57,82-84 are also largely reported in the literature. 
As stated above, typical Gram-positive bacteria have a single lipid bilayer 
(monoderm bacteria) and typical Gram-negative bacteria have two lipid bilayers 
(diderm bacteria). Still, some bacterial taxa lack peptidoglycan and are considered to 
be Gram-variable. These typical Gram behaviours are not always observed. With the 
exception of Firmicutes (low CG Gram-positives), Actinobacteria (high CG Gram-
positives) and the Deinococcus-Thermus group (Gram-positive, although structurally 
similar to Gram-negative bacteria with two layers), most bacteria are diderms and stain 
Gram-negative. Nevertheless, the members of the phylum Chloroflexi are monoderms 
and stain mostly Gram-negative.85 Some Firmicutes species, belonging to the class 
Mollicutes, which lack peptidoglycan, do not stain as Gram-positive (Gram-
indeterminate), and the class Negativicutes stains Gram-negative.86 Additionally, a 
number of bacterial taxa (e.g. Negativicutes, Fusobacteria, Synergistetes and 
Elusimicrobia) that are either part of the phylum Firmicutes or branch in its proximity, 
have a diderm cell structure.85-87 These atypical bacterial Gram-behaviors are due to 
the organization of the external structures. 
The effect of these Gram-positive and Gram-negative unusual external 
characteristics on the efficiency of photoinactivation is not yet known. The aim of this 
study was to evaluate how the external bacterial structures influence the efficiency of 
PDI of 5,10,15,20-tetrakis(1-methylpyridinium-4-yl)porphyrin tetra-iodide (Tetra-Py+-
Me), a well-known standard PS.26,27,57,60-62  To reach this objective, eight bacteria with 
distinct external structures were selected. The Gram-negative set included Escherichia 
coli, Aeromonas salmonicida, Aeromonas hydrophila and Rhodopirellula. The Gram-
positive representatives selected were Staphylococcus aureus, Deinococcus 
radiodurans, Deinococcus geothermalis and Truepera radiovictrix. Within the set of 
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Gram-negative bacteria, Escherichia coli presents a typical Gram-negative external 
structure constituted by two layers. Aeromonas salmonicida and Aeromonas hydrophila 
have a regularly ordered crystalline S-layer as the outermost cell wall component, 
attached to the outer membrane layer. Rhodopirellula sp., a Gram-negative 
Planctomycetes with morphologically unique properties and intracellular 
compartmentalization, displays a peptidoglycan-lacking proteinaceous cell wall, without 
liposaccharides, exhibiting crateriform structures.88-90 The cytoplasm is divided by an 
intracytoplasmic membrane into two major compartments: the peripheral ribosome-free 
paryphoplasm and the inner ribosome-containing riboplasm enclosing the nucleoid 
DNA.91,92 Within the Gram-positive set, Staphylococcus aureus presents typical Gram-
positive external structures with a single layer. Truepera radiovictrix, Deinococcus 
geothermalis and Deinococcus radiodurans display a thick cell wall that gives them 
Gram-positive behaviour, but have also a second complex multi-layered membrane 
and therefore are structurally closer to Gram-negative bacteria. The cell coating of D. 
radiodurans consists of at least five layers: (i) the cytoplasmic membrane, (ii) the rigid 
peptidoglycan-containing holey layer (Work and Griffiths, 1968), (iii) the 
compartmentalized layer, (iv) the interior layer, and (v) the fragile soft layer, containing 
hexagonally packed subunits.69,70 D. geothermalis is surrounded by a three-layered 
cytoplasmic membrane, which is enclosed by a cell wall that has a corrugated surface 
and an electron-dense inner layer.93 T. radiovictrix shows a symmetric triple-layered 
cytoplasmic membrane and a cell wall with three layers.67 All attempts to identify 






The cationic derivative 5,10,15,20-tetrakis(1-methylpyridinium-4-yl)porphyrin 
tetra-iodide (Tetra-Py+-Me) was synthesized and characterized according to the 
literature.94 Porphyrin purity was confirmed by thin layer chromatography and 1H NMR 
spectroscopy. The stock solution (500 μM) was prepared in dimethyl sulfoxide and 
sonicated for 30 min before use. The molecular structure of Tetra-Py+-Me is illustrated 
in Fig. 5. Tetra-Py+-Me in DMSO: λmax (log ε) 425 (5.46), 516 (4.30), 550 (3.78), 588 
(3.86), 644 (3.34) nm. 
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Fig 5 - Structure of the porphyrin used as photosensitizer in the photoinactivation tests. 
 
2.2.2 Bacterial strains and growth conditions 
Bacteria strains from fresh cultured plates were inoculated in liquid medium and 
grown aerobically under 130 rpm. Then, an aliquot was transferred into fresh liquid 
medium under the same growth conditions to reach the early stationary phase (∼108-9 
colony forming units (CFU) mL-1). E. coli ATCC 13706, Aeromonas salmonicida,95 
Aeromonas hydrophila strain ATTC 7966 and Staphylococcus aureus96 grew overnight 
in tryptic soy broth (TSB) at 37 °C. Rhodopirellula sp. strain LF297 grew for 48 h in 
Verrucomicrobium medium (M13 medium) at 25 °C. Deinococcus radiodurans98 grew 
for 72 h in M13 medium at 30 °C. Deinococcus geothermalis68 and Truepera 
radiovictrix67 grew for 48 h in M13 medium at 50 °C. 
 
2.2.3 Photoinactivation assays 
Bacterial cultures, from the early stationary phase cultures, were tenfold diluted 
in PBS to a final concentration of ≈107-8 CFU mL-1. The diluted bacterial suspensions 
were distributed in 250 mL beakers (final volume of 15 mL per beaker), incubated in 
the dark with 5.0 μM of Tetra-Py+-Me for 15 min at 25 °C under 100 rpm stirring, in 
order to promote the PS binding to cells, and then irradiated by light using an 
illumination system, formed by 13 parallel OSRAM 21 lamps each one with 18 W, with 
an irradiance of 40 W m-2, emitting in the range of 380-700 nm. Bacterial suspensions 
were irradiated up to 270 min (total light dose of 64.8 J cm-2) and subsamples of 1.0 mL 
were collected at the beginning of the irradiation (time 0) and after 15, 30, 60, 90, 180 
and 270 min of exposure to light. After each photosensitization period, the cells were 
serially diluted in PBS, pour-plated in solid médium (as indicated above per bacterium) 
and incubated, according to the conditions described above, for viability monitoring. 
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The cell viability was determined by counting the CFU on the most appropriate dilution. 
Control samples were included in all PDI experiments: light control (LC) consisted of a 
bacterial suspension that was exposed to light; and dark control (DC) consisted of a 
bacterial suspension incubated with PS under the same conditions as the samples, but 
protected from light. Three independent experiments were conducted¸ with two 
replicates each. 
 
2.2.4 Porphyrin cellular uptake 
A bacterial suspension (108 cells mL-1) was incubated for 15 min in the dark at 
room temperature in the presence of Tetra-Py+-Me at the same concentration used in 
the inactivation studies (5.0 μM). The suspension was centrifuged at 17 000g for 15 
min (Eppendorf Microcentrifuge 5414) and the pellets were then washed with 950 μL of 
PBS and afterwards centrifuged under the same conditions in order to remove the 
unbound Tetra-Py+-Me. For the digestion, the pellets were resuspended in 1 mL of a 
digestion solution of 0.1 M NaOH-2% sodium dodecyl sulfate61 and incubated at room 
temperature for at least 24 h. The concentration of the Tetra-Py+-Me in the digested 
extracts was analyzed by fluorimetry with a Fluoromax 3 (Horiba Jobin Yvon). The 
samples were excited at 423 nm and the fluorescence emission of the PS was 
monitored in the 600-800 nm range. The measured fluorescence intensity allowed the 
determination of the corresponding concentration by interpolation with a calibration plot 
built with known concentrations of the Tetra-Py+-Me. Parallel aliquots of the bacteria 
incubated in the presence of the Tetra-Py+-Me were serially diluted and pour-plated for 
the determination of the concentration of viable bacteria (CFU mL-1). The uptake values 
were obtained by dividing the number of Tetra-Py+-Me molecule in the dissolved pellet 
by the number of CFU obtained by serial dilution, and in the calculation of the number 
of Tetra-Py+-Me molecules per cell, Avogadro’s number was used.44 Three 
independent assays were performed, with three replicates each. 
 
2.2.5 Statistical analysis 
Statistical analyses were performed using SPSS (SPSS 15.0 for Windows, 
SPSS Inc., USA). Normal distributions were assessed by evaluating using the 
Kolmogorov-Smirnov test. The significance of Tetra-Py+-Me and irradiation time on 
bacterial inactivation was assessed by the two-way univariate analysis of variance 
(ANOVA) model with the Bonferroni post-hoc test. A value of p < 0.05 was considered 
to be significant. 
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2.3 Results  
 
2.3.1 Photodynamic inactivation of bacterial cells 
The results of the PDI experiments are summarized for the Gram-positive 
strains (S. aureus, D. geothermalis, D. radiodurans and T. radiovictrix) in Fig. 6, and for 
Gram-negative strains (E. coli, A. salmonicida, A. hydrophila and Rhodopirellula sp.) in 
Fig. 7. 
In all cases the light and dark controls show that the viability of Gram-negative 
and Gram-positive bacteria (∼8 log CFU mL-1 stable) was neither affected by light 
alone nor by the Tetra-Py+-Me in the dark at 5.0 μM (Fig. 6 and 7). 
 
 
Fig 6 - Variation of viability of S. aureus (A), D. radiodurans (B), D. geothermalis (C) and T. 
radiovictrix (D) after exposure to 5.0 µM of Tetra-Py
+
-Me and irradiated with white light (380-700 
nm) with an irradiance of 40 W m
-2
 during 270 min. 
Irradiated sample: ─◆─. Light control: ─■─. Dark control: ─▲─. 
 
The studies show that the tetracationic porphyrin selected, Tetra-Py+-Me, was 
effective against all the Gram-positive bacteria, causing approximately 8 log reduction 
on cell survival, after 60-180 min of exposure to white light (380-700 nm), with an 
irradiance of 40 W m-2 (Fig. 6). The photoinactivation rate for Gram-negative bacteria 
(Fig. 7) was lower than that for Gram-positive bacteria and the photoinactivation 
required more time of irradiation (reduction of 4-8 log after 180-270 min). 
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All the Gram-positive strains were inactivated to the limits of detection (no 
colonies grew in 1 mL of undiluted sample) but the kinetics of inactivation varied 
between strains (Fig. 6) (ANOVA, p < 0.05). For S. aureus and D. radiodurans, the 
inactivation was faster in the initial 15 min of irradiation, causing a significant decrease 
(p < 0.05) of 4.4 log and 5.4 log, respectively (Fig. 6A and 6B); in both cases the 
reduction of the cell viability to the limit of detection was attained after 60 min of 
irradiation. For D. geothermalis (reduction of 3.1 log) and T. radiovictrix (reduction of 
4.2 log), a slower rate of inactivation was observed after 30 min of irradiation (Fig. 6C 
and 6D). However, although D. geothermalis required an irradiation time of 60 min to 
be fully inactivated, like S. aureus and D. radiodurans, the strain T. radiovictrix needed 
180 min. Thus, the major difference in the PDI profiles among the Grampositive strains 
were observed in the first 15 and 30 min of irradiation (p < 0.05). 
 
 
Fig 7 - Variation of viability of E. coli (A), A. salmonicida (B), A. hydrophila (C) and 
Rhodopirellula sp. (D) after exposure to 5.0 µM of Tetra-Py
+
-Me and irradiated with white light 
(380-700 nm) with an irradiance of 40 W m
-2
 during 270 min. 
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Among the Gram-negative bacteria, E. coli was the only strain that could be 
inactivated to the detection limit (∼8 log after 180 min) under the PDI conditions used. 
The fastest reduction in cell viability occurred in the first 60 min of irradiation (4.5 log 
reduction) (Fig. 7) but the complete inactivation (to the limit of detection) of this strain 
was attained after 180 min of irradiation (p < 0.05). The efficiency of inactivation of the 
two species of Aeromonas was similar (maximum reductions of 6.5 log for A. 
salmonicida and of 5.3 log for A. hydrophila after 270 min), but the inactivation kinetics 
revealed significant differences (ANOVA, p < 0.05) in the first 60 min of irradiation (Fig. 
7B and 7C). The inactivation was faster in the initial 30 min of irradiation, causing 
approximately a decrease of 3.6 log for A. salmonicida and of 1.9 log for A. hydrophila 
(Fig. 7B and 7C respectively), and then the rate decreased until 270 min of irradiation 
(p < 0.05). Rhodopirellula sp. was shown to be the strain more resistant to 
photoinactivation (reduction of 4.7 log after 270 min of irradiation). The rate of 
inactivation was high in the initial 60 min of irradiation, causing approximately a 
decrease of 2.8 log (Fig. 7D), and continued, with a lower rate, until 180 minutes of 
irradiation (p < 0.05). 
 
2.3.2 Cellular uptake of porphyrin 
The results of the Tetra-Py+-Me cellular uptake by all the bacteria, 
obtained after 15 min of incubation in the dark with 5.0 µM of Tetra-Py+-Me 
followed by washing with PBS, are summarized in Figures 8 and 9. 
 
Fig 8 - Uptake of Tetra-Py
+
-Me by Gram-positive bacteria (S.aureus, D. radiodurans, D. 
geothermalis and T. radiovictrix) after 15 min of dark incubation at 25 °C in the presence of 5.0 
µM of Tetra-Py
+
-Me under stirring (~100 rpm). 
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Fig 9 - Uptake of Tetra-Py
+
-Me by Gram-negative bacteria (E. coli, A. salmonicida, A. 
hidrophyla and Rhodopirellula) after 15 min of dark incubation at 25°C in the presence of 5.0 µM 
of Tetra-Py
+
-Me under stirring (~100 rpm). 
 
The studies have shown that the amounts of Tetra-Py+-Me retained by Gram-
positive and Gram-negative bacteria are different (p < 0.05), varied for Gram-positive 
between 1.2 × 106 (S. aureus) and 1.9 × 106 molecules CFU-1 (T. radiovictrix) (Fig. 8), 
whereas that for Gram-negative bacteria varied between 1.0 × 105 (Rhodopirellula) and 
3.5 × 105 (E. coli) molecules CFU-1 of Tetra-Py+-Me (Fig. 9). The Gram-negative 
Aeromonas showed similar PS retention (p > 0.05); however the Gram positive species 





Knowing that the photodynamic inactivation (PDI) of bactéria is nowadays 
considered to be an important and eficiente alternative to more conventional 
approaches, we decided in this study to evaluate how Tetra-Py+-Me efficiency is 
affected by the different composition/organization of bacterial external structures. This 
information will be useful to establish the best PDI protocol for each microorganism. 
The results from the present study indicate that: (1) the 
composition/organization of bacterial external structures influence the efficiency of 
Tetra-Py+-Me; (2) the chemical composition of the external structures seems to affect 
more the PDI efficiency than the complexity and the number of layers of the external 
coating; (3) lipids seem to be an important target.  
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It is well-known that three of the Gram-positive bactéria tested (D. radiodurans, 
D. geothermalis and T. radiovictrix) are characterized by having rapid and efficient DNA 
repair mechanisms, and genomes in which nearly all the varieties of bacterial stress 
response proteins, namely against oxidative stress, are encoded. The results showed 
that these bacteria were inactivated with a similar efficiency to the one observed for S. 
aureus. This typical Gram-positive bacterium has a much less efficient DNA repair 
mechanism and a lower number of genes for proteins against oxidative stress.99 Thus, 
if the DNA was the main target of the photodynamic treatment, the photoinactivation of 
D. radiodurans, D. geothermalis and T. radiovictrix would be less efficient than that of 
S. aureus. In another PDI study, but using a different type of PS, D. radiodurans was 
also easily inactivated.98 
Our study shows that in the Gram-positive bacteria set the extent of cell 
inactivation was not directly related to the PS binding capacity. This suggests that the 
differences between the bacterial strain external structures affected the PS uptake and 
the PDI efficiency. Although it seems obvious that a greater PS accumulation on the 
cell could be directly correlated with PDI efficiency,100-102 some studies have shown that 
this correlation can change48,103,104 as we observed here. T. radiovictrix, despite 
showing the highest PS uptake, 22-35% higher than that of either Deinococcus or 
Staphylococcus, was shown to be less susceptible to PDI than the former bacteria, 
requiring a longer irradiation time to be fully inactivated (180 min versus 60 min). 
Among the tested Gram-negative bacteria, Rhodopirellula was shown to be the 
less susceptible strain to PDI, followed by the Aeromonas strains and finally by E. coli 
which was the most vulnerable one. The external structures of Rhodopirellula are 
similar to those of Aeromonas but are very different from those of E. coli, which was the 
only Gram-negative bacterium that was fully inactivated under our experimental 
conditions. A. salmonicida, A. hydrophila and Rhodopirellula sp.105 presented a 
proteinaceous layer attached to the outer membrane as the outermost cell wall 
component while E. coli presents a typical Gram-negative cell structure (two layers with 
the outermost cell layer constituted by lipopolysaccharide (LPS), phospholipids, 
lipoproteins and porin proteins). In A. salmonicida, the S-layer is a two-dimensional 
paracrystalline tetragonal array of a single protein species, the A protein, which covers 
the entire bacterial cell, and binds to the O-antigen of the A. Salmonicida 
lipopolysaccharide (LPS).106 The S-layer protein (A-protein) of A. salmonicida increases 
the surface hydrophobicity and provides constitutive protection against oxidative 
damage107,108 and it may be a primary factor of cell survival during PDI by the cationic 
PS. In a previous study it has been found that protein A has a hydrophobic binding 
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domain with less affinity to hematoporphyrin (which contains hydroxyl groups) than for 
protoporphyrin IX (bearing vinyl groups).109 The presence of such an S-layer in A. 
salmonicida can probably explain the lower PDI efficiency of Tetra-Py+-Me (water 
soluble PS), in comparison with the E. coli. In fact the uptake of the hydrophilic Tetra-
Py+-Me by A. salmonicida cells was approximately 36% of that calculated for E. coli. 
Although the hydrophobic amino acid content of the A. hydrophila protein was lower 
than that of A. salmonicida protein, leading consequently to differences in surface 
structure of A. hydrophila, its S-layer is still unable to bind hemin (the iron(II) complex 
of protoporphyrin IX).110 
The uptake of Tetra-Py+-Me by A. hydrophila cells was similar to that observed 
for A. salmonicida (43% of that of E. coli). To the best of our knowledge, the relation 
between surface hydrophobicity and PS binding for Rhodopirellula is not known. The 
uptake of Tetra-Py+-Me by Rhodopirellula cells was also low (29% of E. coli), even in 
comparison with Aeronomas. 
Considering the results obtained with the two sets of bactéria (Gram-positive 
and Gram-negative), the chemical composition of the external structures seems to 
have a more important effect on susceptibility to PDI than the number of cell coating 
layers. In the present study, three Gram-positive bacteria which have a complex multi-
layered cell wall (5 layers) were similarly or only slightly less inactivated than a 
Grampositive bacterium with a typical monolayer cell wall. The pattern of inactivation of 
D. radiodurans was more similar to that of S. aureus than to that of D. geothermalis 
that belongs to the same genus or to T. radiovictrix, included in the same phylum as 
Deinococcus, but in a different family (Trueperaceae). The three Gram-negative 
bacteria that display a proteinaceous layer as the outermost cell wall component have 
a similar PDI pattern; they were less inactivated than the Gram-negative bacterium E. 
coli with a typical double layer cell wall. 
The results of this study suggest that lipids can be na important target of PDI. 
The Gram-positive D. radiodurans and D. geothermalis bacteria showed different 
patterns of photoinactivation, namely after 15 and 30 min of irradiation. Both species 
have five external layers, being their lipid composition the main difference between the 
two strains. The membrane lipids of D. radiodurans contain 43% of phosphoglycolipids 
with alkylamines as structural components, which are considered unique to D. 
radiodurans111 and common bacterial phospholipids are absent in this bacterium.112 
The lipoproteins contain mainly even-number, straight-chain, saturated and 
monounsaturated fatty acids, being the palmitoleate chain the predominant one;113 also 
a significant amount of odd-numbered fatty acids is present.114 Polyunsaturated and 
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branchedchain fatty acids are not detectable in this strain. D. geothermalis possesses 
membranes with very low levels of unsaturated fatty acids compared to D. radiodurans, 
and the fatty acids of D. geothermalis are primarily branched-chain fatty acids.68 It is 
well known that lipids can be modified by oxidative reactions leading to structural 
changes and loss of function.115-119 The effects can extend to the surrounding 
environment affecting membrane structures and ultimately compromising cell viability. 
It is also clear that saturated fatty acids are not prone to oxidation, but 
monounsaturated as well as polyunsaturated ones can be modified by oxidation.117-120 
The difference in PDI susceptibility of the two strains of Deinococcus, which is quite 
obvious after 15 and 30 min of irradiation (Fig. 6B and 6C), can be due to the lower 
proportion of unsaturated fatty acids in D. geothermalis and to the predominance of 
primarily saturated and branched-chain fatty acids in this species, compared to D. 
radiodurans. Recent studies by Alves et al.117,118 show that although bacterial lipids 
include mainly monounsaturated fatty acids, membrane lipids of Gram-positive and 
Gram-negative bacteria are important molecular targets of the photoinactivation 
process induced by porphyrins. The overall modification in the relative amount of lipids 
and the accumulation of lipid oxidation products, such as hydroxide and hydroperoxide 
derivatives, underlies the lethal damage of photosensitized bacterial cells. The pattern 
of inactivation of T. radiovictrix was also different from that of the two species of 
Deinococcus. T. radiovictrix was less inactivated during the first 60 min of irradiation 
and this fact can be probably due to predominance of saturated branched acids 
present in the complex mixture of glycolipids and phospholipids of Truepera. 
The results of this work indicate that in the presence of Tetra-Py+-Me, lipids can 
be important bacterial targets of PDI when compared with proteins. A similar result was 
already obtained when the phenotiazine dye toluidine blue was used as PS.121 It is well 
known that lipids are more easily modified by oxidation than proteins.122 The Gram-
negative bacteria E. coli, with a typical cell wall, was much more efficiently inactivated 
than the other three Gram-negative bacteria with a proteinaceous layer as the 
outermost cell wall component. E. coli external structures consist of two membranes: 
an inner cytoplasmic membrane composed of a symmetrical lipid bilayer and an outer 
membrane composed of an asymmetrical lipid bilayer with lipopolysaccharide (LPS). 
Between the inner and outer membranes, the gel-like space called the periplasm 
contains a thin layer of peptidoglycan. As stated before, the S-layer protein of 
Aeromonas, such as the proteinaceous layer of Rhodopirellula, provides constitutive 
protection against oxidative damage.107,108 An unusually high proportion of the genome 
of Rhodopirellula encoded proteins for which no function could be reliably predicted. 
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Proteome data suggest that these genes of unknown functions are most probably 
involved in the global stress response.123 Moreover, Rhodopirellula that has no 
liposaccharides in the cell wall was less inactivated than the two Aeromonas species, 
in which liposaccharides are present. Additionally, it is already known for viruses that it 
is easier to inactivate enveloped viruses by PDI than non-enveloped viruses;124,125 that 
is, viruses with lipids in the external structure are more susceptible to PDI than viruses 
without lipids. The full photoinactivation of E. coli, which has more lipids in the outer 
membrane than the other three Gram-negative bactéria (which have an external 
protein layer), suggests also the importance of lipids on the external membrane for an 
efficient PDI. As the typical Gram-positive bacteria, S. aureus, has a porous 
peptidoglycan layer as external coating, the lipids of the cytoplasmic membrane are 
likely to be accessible as PDI targets. The other Gram-positive bacteria, the atypical 
ones, even the Truepera, which has no peptidoglycan layer, have a high content of 
lipids in the external structures which can explain their full photoinactivation by Tetra-
Py+-Me. However, for human cells, it has been indicated that proteins are more 
important targets of PDT than lipids which can be due to the fact that human 
membranes have zwitterionic bilayers of lipids,126,127 but bacterial cells have negatively 
charged lipid bilayers.128,129 
In this study we can conclude that bacterial external structures are the main 
targets of PDI which is in line with previous studies.8,38 The modification of the bacterial 
cell outer Wall that seems to occur in the early stages of photosensitised processes 
can facilitate the penetration of the PS and/or 1O2 to inner cellular districts (mainly the 
plasma membrane). These findings reinforce the importance of the chemical 
composition of bacteria external structures in order to understand the cellular and 
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